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Resumen 
El objetivo de la investigación fue identificar mohos micotoxigénicos en acciones de quinua 
(Chenopodium quinoa Willd.) cultivadas en la Costa (Lima) y la Sierra (Huancayo). El contenido de 
humedad (9.22-15.89%) y el contenido de saponinas (0,17-1,67%) no mostró diferencias significativas 
entre las accesiones de Costa y Sierra. La cuantificación de mohos en las accesiones de Costa mostró 
recuentos altos (75*104-10*104 ufc/g) y bajos en la Sierra (50-150 est. ufc/g), siendo estadísticamente 
diferentes. Existe una relación lineal negativa entre el contenido de saponinas y el recuento de mohos 
y levaduras en ambos grupos de accesiones de quinua. Los géneros identificados en Costa incluyen: 
Cladosporium (40%), Penicillium (30%), Aspergillus (20%) y Trichotecium (10%) y en Sierra: 
Cladosporium (50%), Penicillium (14%), Talaromyces (14%), Aspergillus (7%), Alternaria (7%) y Oidium 
(7%). Las aflatoxinas totales para Aspergillus ochraceus (100H53) fue 2,2 ppb y para Aspergillus 
fumigatus (235H70) fue 1,1-1,6 ppb. La ocratoxina A para Aspergillus ochraceus (100H53) fue de 3,7-
18,1 ppb y para Penicillium verrucosum (53H43 y 53H45) fue de 1,0 y 1,1 ppb respectivamente. Las 
fumonisinas para Alternaria alternata (100H53) fue 0,2 ppm por lo que todos los mohos mencionados 
se consideran micotoxigénicos condición que permite establecer condiciones de control y prevención 
en alimentos. 
 
Palabras clave: quinua; saponina; Aspergillus; Penicillum; micotoxinas. 
 
 
 
Abstract 
The objective of the research was to identify mycotoxigenic molds in quinoa (Chenopodium quinoa 
Willd.), Quinoa seeds were sown in the Coast (Lima) and the Sierra (Huancayo). The moisture content 
(9.22-15.89%) and the content of saponins (0.17- 1.67%) showed no significant differences between the 
accessions of Costa and Sierra. The quantification of molds in the Costa accessions showed high 
counts (75*104-10*104 cfu/g) and low counts in the Sierra (50-150 est. cfu/g), being statistically 
different. There is a negative linear relationship between the content of saponins and the count of 
molds and yeasts in both groups of accessions of quinoa. The genera identified in Costa include: 
Cladosporium (40%), Penicillium (30%), Aspergillus (20%) and Trichotecium (10%) and in Sierra: 
Cladosporium (50%), Penicillium (14%), Talaromyces (14%), Aspergillus (7%), Alternaria (7%) and 
Oidium (7%). The "total aflatoxins" for Aspergillus ochraceus (100H53) was 2.2 ppb and for Aspergillus 
fumigatus (235H70) it was 1.1-1.6 ppb. The "ochratoxin A" for Aspergillus ochraceus (100H53) was 3.7-
18.1 ppb and for Penicillium verrucosum (53H43 and 53H45) it was 1.0 and 1.1 ppb respectively. The 
"fumonisins" for Alternaria alternata (100H53) was 0.2 ppm, so all the mentioned molds are considered 
to be mycotoxigenic conditions that allow to establish conditions of control and prevention in foods.  
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1. Introducción 
La quinua (Chenopodium quinoa W.) es 
considerada por la FAO como uno de los 
cultivos promisorios para la humanidad, 
cultivo estratégico para la seguridad y 
soberanía alimentaria debido a su calidad 
nutritiva, amplia variabilidad genética en 
los países andinos, adaptabilidad a 
condiciones adversas y bajo costo de 
producción, la creciente demanda en los 
últimos años ha convertido al Perú en el 
primer productor y exportador mundial de 
quinua (Minagri, 2018). Sin embargo, el 
problema radica en la contaminación de los 
alimentos agropecuarios, la que pue-de 
darse por agentes biológicos (mohos y 
levaduras), residuos químicos (plaguicidas) 
y otros contaminantes (metales pesados y 
toxinas) que pueden superar los límites per-
mitidos y poner en riesgo la salud de quien 
los consume, representar un obstáculo 
para el comercio nacional e internacional 
de los productos. En razón a lo expuesto y 
con el fin de establecer medidas de control 
que prevengan el desarrollo de mohos, el 
objetivo principal de la investigación fue 
Identificar morfológicamente hongos mico-
toxigénicos en acciones de quinua, con 
diferente contenido de saponinas, culti-
vados en Costa y Sierra del Perú, mediante 
métodos morfológicos y bioquímicos.  
 
2. Materiales y métodos 
 
Materia prima 
Accesiones de quinua (5) provenientes de 
Lima (12°02′06″S 77°01′07″O): y (8) 
provenientes de Huancayo (12°04′00″S 
75°13′00″O) con diferente contenido de 
saponinas (Tabla 3).  
 
Programas informáticos: App Mycelium 
Touch Versión 1.0, Minitab 17 Versión 3.1 y 
Software R-project versión 2.12.2. 
Métodos de ensayo 
 
Caracterización de las accesiones de 
quinua: Determinación del contenido de 
saponinas: Método espectrofotométrico 
(Guzmán et al., 2013). Determinación del 
contenido de humedad (AOAC, 2005). 
 
Cuantificación de los mohos y levaduras: 
Métodos según Tournas et al. (2001). 
 
Identificación morfológica de mohos: Se 
procedió al Recuento de esporas (Bustillo, 
2010), Pruebas presuntivas en medios 
nutritivos: a) Caracterización microscópica 
(Mossel et al., 2003), b) Caracterización 
macroscópica mediante el empleo de 
Sistemas de identificación según género 
del moho: Aspergillus: Pitt (1997); 
Penicillium: Pitt (1973); Alternaria: Carrillo 
(2003), basados en el empleo de distintas 
temperaturas y medios de cultivo. La 
identificación de género se realizó según la 
“Illustrated genera of imperfect fungi” 
(Barnett y Hunter, 1998) y para la 
identificación macroscópica de las 
especies de los géneros Aspergillus, 
Penicillium y Alternaria se emplearon las 
claves taxonómicas según la Tabla 1. 
 
Determinación de micotoxinas 
Las cepas de Aspergillus, Penicillium y 
Alternaria se sembraron en agar PDA para 
la producción de esporas (Gato, 2010). Las 
suspensiones de 105 esporas/ml se 
inocularon en medios inductores de 
micotoxinas (CREA, YES, CYA y G25N) 
(Visagie et al., 2014a). Se realizó la 
extracción de Ocratoxina A, Aflatoxinas 
Totales y Fumonisinas siguiendo Bragulat 
et al. (2001), Reddy et al. (2009), Aboul-
Nasr y Obied-Allah (2013) (Tabla 2). Las 
micotoxinas fueron cuantificadas según el 
kit Veratox® (Neogen Corporation, 2015). 
 
Tabla 1 
Claves taxonómicas para la identificación de cada género y especie de moho 
 
Género Fuente de la clave taxonómica de referencia 
Alternaria Frisvad et al. (2004); Carrillo (2003); Barnett y Hunter (1998) 
Aspergillus Visagie et al. (2014b); Barnett y Hunter (1998) 
Penicillium 
Visagie et al. (2014a); Yilmaz et al. (2014); Pitt y Hocking (2009); Samson et al. (2014); Frisvad et 
al. (2004); Carrillo (2003); Samson y Pitt (1990); Barnett y Hunter (1998); Pitt (1973); Wang y 
Chan (2015) 
Talaromyces Yilmaz et al. (2014); Pitt y Hocking (1997); Pitt (1973); Stolk y Samson (1972) 
Trichotecium Pitt y Hocking (2009) 
Oidium Gonzales et al. (2010); Barnett y Hunter (1998) 
Cladosporium Tasic y Miladinovic (2007); Barnett y Hunter (1998) 
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Tabla 2 
Medios y condiciones de incubación para inducción de micotoxinas 
 
Género 
Medios de cultivo: 
Agar 
Condiciones de 
incubación 
Criterio de presencia de 
cepas micotoxigénicas 
Fuente 
Penicillium 
CREA 
(creatina sucrosa, pH 
= 8,0) 
T = 27 °C y 7 días  
Viraje de color del agar 
purpura a amarillo 
(Visagie et al., 2014a). 
Carrillo (2003); 
Visagie et al. (2014a) 
Aspergillus 
YES  
(extracto de levadura 
sucrosa, pH 6,5) 
CYA  
(czapeck levadura, 
pH 6,2) 
T = 27 °C y 7 días  
 
T = 25 °C y 7 días 
Color marrón al reverso 
del medio. 
 
Presencia de 
pigmentación. 
Gqaleni et al. (1996); 
Fente et al. (2001); 
Leontopoulus et al 
(2002); Carrillo 
(2003); Ritter et al. 
(2011) 
Alternaria 
G25N (czapeck 
glicerol) y CYA 
(czapeck levadura)  
pH 6,2 
T = 25 °C y 30 
días 
--- 
Carrillo (2003); 
Aboul-Nasr y Obied-
Allah (2013) 
 
Tabla 3 
Recuento de mohos y levaduras, contenido de humedad y saponina en accesiones de quinua de costa y sierra 
 
Región Accesiones de Quinua 
Humedad (%) 
Saponinas (%) 
Clasificación 
(% Saponina) 
UFC/g 
bh bs 
Costa 
Q-53 Choqllos quinoa 12,20 13.9 0,17 Amarga 75*104 
Q-40 Yuraq quinoa  10,88 12,21 0,25 Amarga 64*104 
Q-110 Choqllos quinoa  12,64 14,47 0,97 Amarga 50*104 
Q-89 Yuraq ayti 10,33 11,52 1,08 Amarga 13*104 
Q-100 Choqllos de Anta 11,30 12,74 1,25 Amarga 10*104 
Promedio 11,47 13,90 0,74 - - 
Sierra 
Q-240 Oqe puka quinua 8,44 9,22 0,52 Amarga 150* 
Q-235 Yuraq quinua 11,31 12,75 0,99 Amarga 100* 
Q-209 Q'ello choqllos 13,71 15,89 0,47 Amarga 150* 
Q-250 Choqllos 8,52 9,31 0,65 Amarga 100* 
Q-245 Oqe quinua 8,76 9,60 0,71 Amarga 50* 
Q-242 Q'ello quinua 8,84 9,70 1,66 Amarga 50* 
Q-253 Yuraq ayti 9,44 10,42 1,67 Amarga 50* 
Q-248 Q'ello quinua 10,99 12,35 1,31 Amarga 50* 
 Promedio 10,00 12,16 0,89 - - 
(*) Estimado. 
 
3. Resultados y discusión 
 
Caracterización de accesiones de quinua: 
contenido de humedad y saponinas  
El contenido de humedad en base seca de 
las accesiones de quinua de la Costa 
estuvo en el rango 11,52 a 14,47% y de la 
Sierra, entre 9,22 a 15,89% (Tabla 3). Se 
observa que dichos valores cumplen con lo 
establecido por INACAL (2014), excepto en 
Q-100 (12,74%), Q-53 (13,90%) y Q-110 
(14,47%) procedentes de la Costa; y Q-235 
(12,75%) y Q-209 (15,89%) procedentes de 
la Sierra. Las pruebas de distribución no 
paramétricas de Kolmogorov-Smirnov (p = 
0,1259), de Conover (p = 0,0545) y U de 
Mann (p = 0,171), según Berlanga y Rubio 
(2012), mostraron que no existen diferen-
cias significativas entre el contenido de 
humedad de las accesiones de quinua de 
Costa y Sierra. 
Todas las accesiones presentaron un 
contenido de saponina mayor a 0,39 por 
ciento (Tabla 3), que coinciden con lo 
reportado por Ahumada et al. (2016) en 
quinuas de América Latina. Las pruebas de 
Kolmogorov-Smirnov (p = 0,5859), de 
Conover (p = 0,8388) y U de Mann Whitney 
(p = 0,4351) (Berlanga y Rubio, 2012), 
muestran que no existen diferencias signifi-
cativas entre los contenidos de saponinas 
de las accesiones de quinua procedentes 
de la Costa con Sierra. Sin embargo, 
García-Parra et al. (2018) señala que el 
contenido de saponinas depende de la 
variedad, condiciones del suelo y clima. 
Las características físicas, químicas y 
microbiológicas del suelo, generan efectos 
sobre la síntesis de metabolitos, tales como 
las saponinas. Algunos estudios muestran 
el efecto de la salinidad e irrigación con el 
contenido de saponinas. 
 
Cuantificación de mohos y levaduras 
El contenido de mohos y levaduras de las 
accesiones de la Costa (10*104-75*104 
ufc/g) fueron mayores a los de la Sierra (50-
150 est. ufc/g) (Tabla 3). Las pruebas de 
Kolmogorov-Smirnov (p = 0,004251), de 
Conover (p = 0,002088) y U de Mann 
Whitney (p < 2,2e-16) indica que el lugar de 
procedencia de las accesiones de quinua 
ejerció efecto en el recuento de mohos y 
levaduras (ufc/g) entre las accesiones de 
quinua de Costa y Sierra. Esta disminución 
en la carga microbiana es una estrategia 
adaptativa para mitigar los cambios 
ambientales como lo señalan Gonzales et 
al. (2017). 
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Al determinar la relación entre el contenido 
de saponinas (%) y el contenido de mohos y 
levaduras en las accesiones de quinua de 
Costa y Sierra empleando regresión lineal 
(Tabla 3 y Figura 1), se encontró que existe 
una relación lineal con pendiente negativa 
(R2 = 0,84) en el caso de las accesiones de 
quinua de la Costa, y para el caso de la 
sierra con mayor dispersión para un R2 = 
0.60, que concuerda con lo reportado por 
Apaza et al. (2016), Pappier et al. (2008) y 
Stuardo y San Martin (2008). 
 
Identificación morfológica de mohos  
En la Figuras 2 se muestra la distribución 
porcentual de los géneros de mohos iden-
tificados, provenientes de las accesiones 
de quinua de Costa y Sierra. 
Los géneros de mayor incidencia en la 
Costa correspondieron a Cladosporium 
(40%), Penicillium (30%), Aspergillus (20%) 
y Trichotecium (10%), mientras que los 
géneros de mayor incidencia en la Sierra 
correspondieron a Cladosporium (50%), 
Penicillium (14%), Talaromyces (14%), 
Aspergillus (7%), Alternaria (7%) y Oidium 
(7%). Se evidencia que los géneros 
comunes en ambas regiones fueron los 
géneros Cladosporium, Penicillium y 
Aspergillum. 
 
 
Identificación morfológica del género 
Alternaria (cepa 245H2) 
Las principales características morfoló-
gicas se observan en la Tabla 4. 
 
 
Figura 1. Relación entre el contenido de saponinas (%) y contenido de mohos y levadura en las accesiones de quinua 
de la Costa y Sierra. 
 
 
 
Figura 2. Distribución de género de mohos aislados e identificados de la Costa y Sierra. 
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Tabla 4 
Características macro y microscópicas de mohos del género Alternaria aislados de accesiones quinua de Costa y 
Sierra 
 
Características macroscópicas Características microscópicas Referencia 
En agar PDA las colonias de cuatro centímetros de 
diámetro. A los tres días de incubación, de color verde 
oscuro, con micelio aéreo color gris claro. El envés de 
color negro, con borde blanco y un anillo interno 
blanco.  
En CYA diámetro de 30 a 35mm de diámetro, con 
micelio poco denso y colonias chatas ligeramente 
algodonosas. El micelio aéreo fue gris verdoso con 
reverso negro parduzco.  
En Czapek-Glicerol (G25N) la colonia presentó de color 
pardo oliva, de 15 a 20 mm de diámetro en una semana 
a 27 °C, con micelio poco denso. 
Los conidios presentaron la forma 
característica de “granada”, con 
septos transversales, longitudinales 
y oblicuos.  
Se observaron más de diez conidios 
ramificados a partir de conidióforos 
cortos, los cuales presentan una 
apariencia en forma de “v”.   
Presenta hifas septadas. Las 
cadenas de conidios de aspecto 
densos. 
Frisvad et al. 
(2004); Carrillo 
(2003); Barnett y 
Hunter (1998) 
 
 
Tabla 5 
Características macro y microscópicas de los mohos del género Aspergillus aislados de accesiones quinua de Costa 
y Sierra 
 
 
100H53 (Costa) Aspergillus ochraceus 235H70 (Sierra) Aspergillus fumigatus 
Macroscópicas  
(a 27 °C y siete 
días de 
incubación) 
En PDA: Colonia con anverso amarillo-limón, 
algodonoso y esclerotia. Envés amarillo 
pálido.  
En CYA: Diámetro 53mm. Micelio aereo blanco 
ligeramente rosado. Reverso blanquecino en 
el borde y centro color pelirrojo con surcos 
concéntricos.  
En MEA: Diámetro 55 mm. Colonia crema-
blanquecino con esclerotia. Reverso amarillo 
mostaza- marrón.  
En CY20S: Diámetro de 23 a 27mm. Colonia 
blanco algodonoso, reverso blanco de centro 
amarillento.  
En YES: Diámetro de 55 a 72mm, colonia 
blanca algodonosa compacta, reverso marrón.  
En CREA: La colonia presentó poco desarrollo, 
fue esporulada y blanca. Sin producción de 
ácido. 
En PDA: Colonias pulvurulentas, de centro 
verde azulado, borde blanco, nohubo 
exudado.  
En CYA: Diámetros de 45 a 48 mm. Colonia 
de color verde-grisáceo; micelio blanco; 
textura aterciopelada, reverso de centro 
amarillento, elevación plana.  
En MEA: Colonias de color verde grisáceo de 
aspecto vetulinoso, micelio blanco; reverso 
amarillo pálido.  
En CY20S: Diámetro de 35 a 50mm; de color 
verde grisáceo; micelio blanco; reverso 
amarillento; de textura aterciopelada, 
elevación placa.  
En YES: Colonia verde muy pulvurulento 
(denso), alcanzó un diámetro de 45mm, 
ondulaciones radiales. Reverso mostaza. 
Microscópicas 
En PDA en cámara húmeda. Los conidios 
globosos finamente rugosas, de menos de 1 
µm de diámetro; las hifas de apariencia 
rugosa; estipe de 1.2µm de diámetro; 
conidióforo de 3.5 µm, las cabezas de los 
conidios irradian de cadenas de conidios, que 
parten de una vesicula globosa; fiálides de 5 
µm. 
Las cabezas conidiales fueron uniseriadas y 
columnares; superficie lisa; conidióforos de 
cinco micrómetros (µm) de largo y 2 
micrómetros (µm) de ancho; vesícula en 
forma de cuchara de 10 µm de ancho; las 
fiálides ocupan los dos tercios de la vesícula. 
Los conidios son globosos, lisos o 
ligeramente rugosos de 1 µm. 
Referencia Visagie et al. (2014b); Frisvad et al. (2004) Abarca (2000) 
 
Investigaciones recientes han demostrado 
la incidencia de Alternaria alternata en 
quinua (Gonzales et al., 2017), que produce 
alergias por hipersensibilidad; es probable-
mente la especie productora de micoto-
xinas más importante (Pavón, 2012), entre 
ellas las Fumonisinas (Abbas et al., 1996; 
Mirocha et al., 1996). 
 
Identificación morfológica del género 
Aspergillus 
Las principales características morfológicas se 
observan en la Tabla 5. 
Cepa 100H53: Identificada como 
Aspergillus ochraceus, especie aislada de 
la accesión Q100. Es una especie 
fuertemente productora de Ocratoxina A 
(Santos-Ciscona et al., 2019). 
 
Identificación de especies del género 
Penicillium: 
Cepas 248 H3: Identificada como Penicillium 
brocae. 
Cepas 248 H4: Identificada como Penicillium 
steckii. 
Cepa 248 H5: Identificada como Penicillium 
citrinum. 
Cepa 240 H 25 y 240H27: Identificadas como 
Talaromyces wortmannii. 
Cepa 53H40, 53H43, 53H45, 100H55 y 100H56: 
Identificada como Penicillium verrucosum. 
 
Identificacion de otros géneros de mohos: 
Cepa 240 H 25 y 240H27: Identificada como 
Talaromyces wortmannii. 
Cepa 89H48: Identificada como 
Trichotecium sp.  
Cepa 209H9: Identificada como Oidium sp.
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Tabla 6 
Características macro y microscópicas de mohos del género Penicillium aislados de accesiones quinua de Costa y 
Sierra 
 
Especie 
identificada 
Características macroscópicas Características microscópicas 
248 H3- 
Penicillium 
brocae 
 
En PDA: Colonias verde turqueza, pulvurulenta, borde 
blanco y envés amarillo pálido.  
En CYA: Diámetro de 23- 26 mm, arrugado, velutinoso; 
micelio blanco. Reverso blanquecino. 
En CYA: A 5 °C no hubo crecimiento, a 37 °C: Diámetro 
menor a 10 mm, color blanco.  
En MEA: Diámetro 22 mm, verde salvia, pulvurulento, 
plana, radialmente surcada sin exudado. 
En CREA: Diámetro 3-4 mm, verde oliva, pulvurulentas, 
bordes filamentosos y decoloración del medio. 
Conidióforo monoverticilado (2,426 
µm) y liso, las fialides (3) parten de 
un verticilio, las cuales tiene forma 
de botella (ampuliforme), los 
conidios son esféricas y 
elipsoidaless, se observan tres 
cadenas de conidios (de dos a tres). 
El estipe presenta un septo- 
Siguiendo Wang y Chan (2015). 
 
Cepa 248 
H4- 
Penicillium 
steckii 
 
En PDA: Colonias color verde turqueza, borde blanco y 
de forma regular. Envés amarillo pálido. En CYA: 
Diámetro 28 mm, plana, radialmente surcado, el micelio 
blanco. Exudado ausente. Reverso pálido amarillo. 
En CYA (5 °C): sin crecimiento, CYA (37 °C): < 10 mm de 
color blanco y en G25N: 16 a 20 mm. 
 En MEA: Diámetro 22mm, color verde, pulvurulento, 
elevación plana, radialmente surcada.  
En CREA: Diámetro 3-4 mm, color verde, pulvurulentas, 
borde filamentoso, medio decolorado. 
Conidióforo monoverticilado (2,5 µm) 
y liso, presenta un estipe que se 
subdivide en tres estructuras 
llamadas métulas y luego en fialides 
(3). Los conidios son esféricos y lisos, 
se observan cadenas de conidios. El 
estipe presenta un septo. Siguiendo 
Pitt (1973). 
 
Cepa 248 
H5- 
Penicillium 
citrinum 
 
En CYA: Diámetro 22mm, radialmente surcada, zonas 
velutinosas, micelio blanco. Colonia turquesa grisáceo, 
reverso amarillo-parduzco, exudado amarillo. 
CYA (5°C): Sin crecimiento; CYA (37 °C): Diámetro 4 a 
5mm. 
En G25N: Diámetro 11-18 mm. Colonia radialmente 
surcada, flocosa en el centro; micelio blanco; de color 
verde.  
En MEA: Diámetro 21 mm, micelio blanco; formación de 
conidios azulados, borde blanco, reverso marrón 
pálido.  
En CREA: Diámetro 10 a 16 mm, verde oliva, 
pulvurulentas, irregular, decoloración del medio a 
amarillo-avejorro. 
Los conidióforos surgen de la hifa, de 
paredes lisas, biverticilado con 3 a 4 
métulas vesiculadas y divergentes, 
es decir que parten de un verticilio, 
métulas con menos de 1 µm de 
longitud, presenta fiálides con forma 
de frasco o botella (ampuliforme), los 
conidios son globosos y de paredes 
lisas. Las columnas de conidias están 
bien definidas. Siguiendo Pitt (1973); 
Samson y Pitt (1990); Carrillo (2003); 
Pitt y Hocking (2009). 
Cepa 
53H40, 
53H43, 
53H45, 
100H55 y 
100H56- 
Penicillium 
verrucosum 
 
En PDA: Colonia es blanca algodonosa, color verde 
enebro, filamentosa de borde blanco, reverso verdoso 
palido.  
En CYA: Diámetro de 13-18 mm, colonias verde salvia. 
Reverso amarillo. En CYA (5 °C) 0-1,5 mm En CYA (37 
°C) pequeñas y filamentosas, < 1 mm.  
En MEA: Diámetro 22 mm, colonia de borde blanco 
algodonoso y cuerpo verde. 
En CREA: Diámetro10 a 18 mm, de poco crecimiento, 
color verde salvia, sin producción de ácido 
Estructura de Penicillium, esporas, 
hifas septadas, conidióforos con 
paredes finamente rugosas, el 
conidióforo es terverticiladas, 
esporas esféricas con paredes lisas, 
en cadenas.Siguiendo Frisvad y 
Samson (2004), Pitt y Hocking (2009). 
 
Tabla 7 
Curvas de calibración para micotoxinas para la prueba de ELISA 
 
Prueba 
VERATOX ® 
Estándares Límites de detección (ppb) Ecuaciones R2 
Aflatoxinas 0; 5; 15; 50 1,400 
y = -2,12x + 1,75 (α) (CC 1) 0,99 
y = -2,34x + 2,47 (β) (CC 2) 0,99 
Aflatoxinas HS 0; 1; 2; 4; 8 0,500 y = -1,97x + 0,66 (γ) (CC 3) 0,99 
Ocratoxina 0; 2; 5; 10; 25 1,000 y = -1,88x + 1,18 (δ) (CC 4) 0,98 
Fumonisinas 0;1; 2; 4; 6 0,200 y = -1,73x – 0,62 (ω) (CC 5) 0,99 
 
y = Log (Concentración toxina); x= Ln (b/ (1-b)); b=ODSt/OD0 (ODSt: Densidad óptica de la toxina y OD0: Densidad óptica de la toxina 
cero). α, β, γ, δ y ω: Ecuaciones de los estándares y CC: Curva de calibración. 
 
Determinación de Aflatoxinas totales (B1, 
B2, G1 y G2), ocratoxina A y fumonisinas  
A fin de generar el contenido de 
micotoxinas, como etapa preliminar, se 
obtuvieron las curvas de calibración para 
los estándares de Aflatoxinas totales, 
Ocratoxina A y Fumonisinas, representadas 
por las ecuaciones y coeficiente de 
correlación (R2) (Tabla 7). 
En la Tabla 8 se muestran que no hubo 
producción de aflatoxinas totales (B1, B2, 
G1, G2) por las cepas de Penicillium: 
248H3, 248H5, 240H25, 53H40, 53H43, 
53H45, 100H54, 100H55, 100H56 y 110H62.  
Esto ocurrió debido a que las cepas 
identificadas como P. brocae (248H3 y 
248H4), P. steckii (248H4), T. wortmannii 
(240H25 y 248H27) y P. verrucosum 
(53H40, 53H43 y 53H45) no son 
productoras de aflatoxinas (Peterson et al., 
2003; Visagie et al., 2014b). 
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Tabla 8 
Densidad óptica (DO) y Concentración (ppb) de Aflatoxinas y Ocratoxinas cepas de Aspergillus y Penicillium 
 
Código Especie identificada 
Aflatoxinas Totales Ocratoxina A 
DO ppb DO ppb 
248H3 P1 
Penicillium brocae 
2,646 0,3 1,305 0,4 
248H3 P2 2,515 0,6 1,297 0,4 
248H4 P1 
Penicillium steckii 
2,552 0,5 1,197 0,7 
248H4 P2 2,458 0,8 1,231 0,6 
248H5 P1 
Penicillium citrinum 
2,937 0,0 1,410 0,1 
248H5 P2 2,764 0,1 1,457 0,0 
240H25 P1 
Taloromyces 
wortmannii 
2,727 0,1 1,429 0,1 
240H25 P2 2,650 0,3 1,521 0,0 
240H27 P1 2,534 0,6 1,399 0,1 
240H27 P2 2,541 0,5 1,419 0,1 
53H40 P1 
Penicillium 
verrucosum 
2,563 0,5 1,467 0 
53H40 P2 2,469 0,7 1,427 0,1 
53H43 P1 2,930 0,0 1,102 1,1 
53H43 P2 2,652 0,3 1,175 0,8 
53H45 P3 2,807 0,0 1,000 1,7 
53H45 P4 2,810 0,0 1,295 0,4 
100H54 P1 1,777 3,7 1,133 1,0 
100H54 P2 1,861 3,2 1,115 1,1 
100H55 P1 1,806 3,5 1,254 0,5 
100H55 P2 1,795 3,6 1,33 0,3 
100H56 P1 1,918 2,9 1,197 0,7 
100H56 P2 1,927 2,8 1,275 0,5 
110H62 P1 
Penicillium sp. 
2,421 0,9 1,373 0,2 
110H62 P2 2,480 0,7 1,278 0,4 
100H53 YES Aspergillus 
ochraceus 
0,570 2,3 0,749 4,1 
100H53 CYA 1,135 0,0 0,350 17,8 
F235H70 YES Aspergillus 
fumigatus 
0,636 1,7 1,376 0,2 
235H70 CYA 0,750 1,1 1,230 0,6 
Control + A. flavus en YES 0,901 0,5 - - 
Control - A. oryzae en YES 1,141 0,0 - - 
 
En la Tabla 8 se muestra que la cepa de 
Aspergillus flavus (control positivo) mostró 
ser positiva a la producción de Aflatoxinas 
(B1, B2, G1 y G2) bajo las condiciones 
culturales establecidas, coincidiendo con 
lo reportado por Ritter et al. (2011), Reddy 
et al. (2009), Leontopoulus et al. (2002) y 
Fente et al. (2001). Mientras que 
Aspergillus oryzae (control negativo) 
resultó negativa a la producción de 
aflatoxinas (B1, B2, G1 y G2). Efectivamente 
esta especie es una “forma domesticada” 
de A. flavus y no es productora de 
aflatoxinas (Abarca, 2000). La cepa de A. 
flavus tuvo una producción de 0,5 ppb de 
aflatoxinas bajo las condiciones 
establecidas, coincidiendo con Ritter et al. 
(2011). Las cepas 235H70 (Aspergillus 
fumigatus) y 100H53 (Aspergillus 
ochraceus) resultaron ser positivas a la 
producción de Aflatoxinas totales (B1, B2, 
G1 y G2). La cepa 253H70 produjo 1,6 ppb 
de aflatoxinas (YES) y 1,1 ppb de 
aflatoxinas (CYA), coincidiendo por lo 
reportado por Abarca et al. (1997) respecto 
a la producción de aflatoxinas por las 
cepas de A. fumigatus. Mientras que 
Aspergillus roseoglobulosus produjo 2,2 
ppb de aflatoxinas (YES) y 0,0 ppb de 
aflatoxinas (CYA). Los resultados muestran 
una mayor producción de aflatoxinas en el 
medio YES comparada con CYA, coin-
cidiendo con lo reportado por Ritter et al. 
(2011) y Reddy et al. (2009). 
Asimismo, en la Tabla 8 se muestra que los 
extractos de los medios de cultivo de 
Penicillium: 248H3, 248H5, 240H25, 
100H55, 100H56 y 110H62 no generaron 
ocratoxina A en las condiciones estable-
cidas para las cepas de Penicillium en agar 
CREA. La cepa 53H43 (P. verrucosum) 
produjo 0,1 ppb. La producción de la cepa 
53H45 (P. verrucosum) fue 1,1 ppb, 
mientras que la producción de ocratoxina A 
de la cepa 100H54 (Penicillium sp.) fue de 
1,1 ppb. Efectivamente, la capacidad de 
producción de Ocratoxina A de las cepas 
de Penicillium verrucosum bajo las 
condiciones establecidas, ha sido 
reportada por Pitt y Hocking (2009). Por 
otro lado, es probable que el contenido de 
Ocratoxinas aumente con el contenido de 
humedad de las accesiones de quinuas Q- 
53 (13,90%) y Q-100 (12,74%) (Ravelo et al., 
2011).  
En la Tabla 9 se observa que la producción 
de ocratoxina A de la cepa 100H53 (A. 
ochraceus) en el medio de cultivo YES (18,0 
ppb) fue mayor que en el medio de cultivo 
CYA (4,0 ppb). Lo mismo ocurre con la 
producción de Ocratoxina A de la cepa 
235H70 (A. fumigatus), en el medio de 
J. Guarniz-Benites & J. del C. Valdez-Arana / Scientia Agropecuaria 10(3): 327 – 336 (2019) 
-334- 
 
cultivo YES (0,6 ppb) fue mayor que en el 
medio de cultivo CYA (0,3 ppb). Se 
evidenció que el mejor medio para la 
producción de ocratoxina A es el medio de 
cultivo YES, condición encontrada por 
Fente et al. (2001) y Ritter et al. (2011).  
 
Tabla 9 
Concentración de Fumonisinas en cepas de Alternaria 
 
Código  
Densidad 
Óptica (DO) 
Fumonisinas 
(ppb) 
Promedio 
(ppb) 
Desviación 
Estándar 
245H2 
CYA 
0,546 0,100 
0,2 0,071 
245H2 
CYA 
0,529 0,200 
245H2 
G25N 
0,646 0,000 
0,0 0,000 
245H2 
G25N 
0,648 0,000 
 
En la Tabla 9 se observa que las concen-
traciones de la micotoxina en los extractos 
de los cultivos de Alternaria: 245H2 en CYA 
presentó valor superior al límite esta-
blecido por el método, siendo esta cepa 
toxigénica, coincidiendo con lo reportado 
por Abbas et al. (1996) y Mirocha et al. 
(1996). 
 
4. Conclusiones 
Se cuantificó el contenido de hongos 
presentes en granos de las 13 accesiones 
de quinua provenientes de la Costa (Lima) y 
Sierra (Huancayo). Las accesiones de 
quinua de la Costa presentaron un rango de 
75*104 y 10*104; y las de las Sierra 50 y 150 
estimado. La procedencia de las acce-
siones condicionó la cantidad y variedad de 
hongos. Los géneros Cladosporium, 
Penicillium y Aspergillus se presentaron en 
la Costa y Sierra. Mientras que el género 
Trichotecium se presentó exclusivamente 
de la Costa y los generos Trichotecium, 
Talaromyces y Oidium en la Sierra. El 
contenido de saponinas de las accesiones 
de quinua presentó una correlación 
negativa con el contenido de mohos y 
levaduras en accesiones de Costa y Sierra. 
La cuantificación de aflatoxinas para 
algunos de los mohos del género 
Aspergillus, en el medio de cultivo YES, 
presentó desde 0,6 a 2,2 ppb de aflatoxinas 
totales (50%), siendo estos toxigénicos; el 
otro 50% fue del tipo no toxigénico; en el 
medio de cultivo CYA presentó desde < 0,5 
a 1,1 ppb de aflatoxinas totales (50 por 
ciento), siendo estos toxigénicos. La 
cuantificación de ocratoxina para algunos 
de los mohos del género Penicillium, en el 
medio de cultivo CREA presentó desde 1,0 
a 1,1 ppb de ocratoxina A (25 por ciento), 
siendo estos toxigénicos. Para el género 
Aspergillus, en el medio de cultivo CYA 
presentó desde < 1,0 a 3,7 ppb de 
ocratoxina A (50%), siendo estos toxigé-
nicos. En el medio de cultivo YES presentó 
desde < 1,0 a 18,1 ppb de ocratoxina A (50 
por ciento), siendo estos toxigénicos. La 
cuantificación de fumonisinas para el moho 
del género Alternaria, en el medio de 
cultivo CYA presentó 0,2 ppb de 
Fumonisinas (50%), siendo esta toxigénica; 
el otro 50% fue no toxigénico. 
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